

























to  enable  biosynthesis  of  secondary  metabolites,  compounds  that  increase 





by  glycosyltransferases  (GT).  The  anthracycline  nogalamycin  contains  two 
carbohydrates:  a nogalose moiety  attached  via  an O‐glycosidic bond  to C7,  and  a 
nogalamine attached via an O‐glycosidic bond to C1 and an unusual carbon‐carbon 
bond between C2 and C5´´ of  the sugar. Genetic and  functional data presented  in 
this  thesis established  the  roles of  SnogE  as  the GT performing  the C7 O‐glycosyl 
transfer of  the nogalose moiety and SnogD as  the O‐GT attaching  the nogalamine 
moiety  onto  the  C1  carbon.  The  activity  of  SnogD  was  verified  in  vitro  using 
recombinant protein, following establishment of a transglycosylation‐like assay. The 
three‐dimensional  structure of  the homo‐dimeric  SnogD was determined  to 2.6 Å 
and  consists  of  a  GT‐B  fold. Mutagenesis  of  two  active  site  residues,  His25  and 
His301,  evaluated  in  vitro  and  in  vivo,  suggested  His25  to  be  the  catalytic  base, 
activating the acceptor substrate by proton abstraction from the C1‐hydroxyl group. 
His301 provides a positive charge  to  stabilise  the negative charge  formed close  to 




The  bifunctional  enzyme  aldos‐2‐ulose  dehydratase  (AUDH)  from  Phanerochaete 
chrysosporium  catalyses  the  dehydration  and  isomerisation  of  the  secondary 
metabolites  glucosone  and  1,5‐anhydro‐D‐fructose  (AF)  into  the  antimicrobial 
compounds cortalcerone and microthecin (Mic), respectively. The three‐dimensional 
structure of the dimeric AUDH was determined to 2.0 Å. The enzyme consists of a 
seven  bladed  β‐propeller,  two  cupin  folds  and  a  lectin‐like  domain,  in  a  novel 




The  structure  of  AUDH  in  complex with  the  reaction  intermediate  ascopyrone M 
bound at both putative active sites, and a complex of zinc‐depleted enzyme with AF 
bound  in the cupin  fold have been determined by X‐ray crystallography to 2.6 and 
2.8  Å  resolution,  respectively.  These  observations  support  the  presence  of  two 
distinct active sites located 60 Å apart, partly connected by an intra‐dimeric channel. 
The dehydration  reaction most  likely  follows an elimination  reaction with  the  zinc 
ion acting as a Lewis acid to polarise the C2 keto group of AF. Abstraction of the C3 
proton by the suitably located residue His155 would generate an enol intermediate, 
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These genes enable  the  secondary or  special metabolism,  limited  to periods of  low 
growth  rates, during which biosynthesis of e.g. antibiotics and pigments  take place. 
The  energy  invested  into  biosynthesis  of  antibiotics  is  rewarded  by  a  reduction  in 
competition with  other  organisms  for  nutrients,  providing  an  increased  chance  of 
survival  and  a  competitive  advantage  in  the  microclimate  of  the  organism  [1]. 
Antibiotics  are molecules with  bactericidal  or  antibacterial  effect,  killing  or  limiting 
growth of bacteria, and include large groups of chemically diverse compounds. 
The  dawn  of  antibiotic  research  is  attributed  to  the  discovery  of  penicillin,  from 
Penicillium  notatum,  in  1928  by  Sir  Alexander  Flemming.  The medical  implications 
became  obvious  after  introduction  of  stabilising  modifications  in  the  1940’s  by 
Howard Florey and Sir Ernst Boris Chain, resulting in the first medical treatment using 
penicillin.  The  apparent  potential  of  natural  products  as  sources  of  bioactive 
compounds sparked large scale world‐wide screening in the 1950’s to 1970’s, bringing 







chemically  or  by modification  of  naturally  produced  compounds  in  a  semisynthetic 
fashion. Production via modification of natural  compounds  is particularly  important 





and  enzymatic  insights  have  revealed  many  of  the  molecular  requirements  for 





Polyketide  natural  products  have  profound  commercial  and  medical  importance, 
stemming from their extensive chemical diversity [3]. The biosynthesis of polyketides 
and  fatty  acids  have  several  common  features,  e.g.  utilisation  of  basic  metabolic 
building blocks  as  starting material  [4],  [5]. Polyketide biosynthesis  is  initiated by  a 
polyketide  synthase  (PKS)  [6–8].  Three  major  superfamilies  of  PSKs  have  been 
identified; type I and II, which act in a manner similar to that of the fatty acid synthase 
(FAS) and both utilise acyl carrier protein (ACP), and type III, which in contrast do not 
require ACP  [7].  The  type  I  PKS  include  both modular  and  iterative  synthases.  The 
modular  type  I PKS  are megasynthases  consisting of  large multifunctional proteins, 
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multifunctional  active  sites  performing  all  biosynthesis  steps. Biosynthesis  by  these 
enzymes typically yields aromatic polyketides.  
The  type  II  PKS  also  use  an  iterative mode  of  chain  elongation  and  consist  of  an 
assembly  of  several  distinct  polypeptide  chains  harbouring  the  active  sites, which 
catalyse  individual steps  in the biosynthesis of the typically aromatic polyketide. The 





anti‐fungal  (pramidicin),  cytostatic  (doxorubicin),  anti‐viral  (A‐74528),  cholesterol 
reducing  (lovastatin),  antiparasitic  (frenolicin)  and  immunosuppresant  (FK506) 
activities. Following the isolation of anthracyclines from rhodomycin producing strains 




by  the  Food  and  Drug  Administration  for  treatment  of  cancer,  and  today  several 
anthracycline drugs are amongst the most frequently used compounds for treatment 
of cancer. Therapeutic use of anthracyclines  is associated with a cumulative toxicity, 
affecting  primarily  the  cardiomyocytes  and  causing  lifelong  diastolic  or  systolic 
dysfunction,  which  restricts  their  long‐term  use  [10].  The  underlying  mechanisms 
causing toxicity are not completely understood. The current toxicity‐models are linked 
to oxidative stress, and/or partial intracellular metabolism of the drug, which reduces 




Anthracycline  polyketides  are  synthesised  from  common  metabolic  intermediates 
such  as  acetyl‐  and  malonyl‐CoA,  and  synthesis  is  initiated  by  the  PKS.  The  PKS 
synthesis  is primed by  co‐enzyme A activated esters of  short  chain  fatty acids  (e.g. 




quinone  structure. Chemical diversity  is  introduced by variations of  the  substitution 
pattern of the tetracyclic core and addition of carbohydrates [12]. 
 





The  anthracycline  nogalamycin  (1)  is  produced  by  Streptomyces  nogalater  and 
contains two unusual deoxy‐carbohydrates: the amino‐sugar nogalamine attached  in 
an unusual bicyclic  configuration  and  the neutral nogalose  (Fig. 1.2).  The  structural 
features of these carbohydrates make this compound interesting from a biosynthetic 
point of view. The structure of nogalamycin was determined by X‐ray crystallography 
in  1983  [13],  and  subsequent  complex  structures  with  DNA  provided  detailed 
information  on  binding  interactions  [14–16].  Extensive  efforts  to  generate  new 
compounds  based  on  nogalamycin  were  made  during  the  1970´s,  but  these 
experiments failed as a result of poor toxicity profiles [17]. Menogaril, which emerged 




[19].  The  mini  PKS  type  II  consists  of  four  distinct  subunits;  ACP,  malonyl‐CoA 
malonyltransferase, ketosynthase and the chain length factor subunits, which regulate 
the chain length. The highly reactive poly‐β ‐ketone is cyclised, starting with the D ring, 
by  cyclases  and  aromatases, which enforce  the  formation of  the  correct  tetracyclic 
core of  the anthracyclines  [20]. Oxidation at C12 by  the small cofactor‐independent 
monoxoygenase  SnoaB  produces  the  nogalonic  acid  [21]  (Fig.  1.2).  Following  O‐
methylation of the C14‐hydroxyl group by SnoaC [22], the fourth and last ring is closed 
by  an  intramolecular  aldol  condensation  reaction  catalysed  by  SnoaL  [23]. 




two‐component  monoxygenase  SnoaW/SnoaL2,  thus  enabling  subsequent  glycosyl 
transfer  of  the  second  carbohydrate,  the  nogalamine  moiety  by  SnogD  [24–26]. 
Following  glycosyl  transfer,  additional  modifications  of  the  carbohydrates  are 
introduced. The importance of the attached carbohydrate for biological activity is well 












The  structures  of  SnoaB,  SnoaL  and  SnoaL2  from  the  nogalamycin  biosynthetic 
pathway have previously been determined  in our group (Fig. 1.3). The fold of SnoaB 
resembles  the  ferrodoxin‐type α +  β sandwich  fold  (Fig 1.3A)  [21], and  the cofactor 
independent monoxygenation  reaction  introduces  oxygen  to  the  C12  carbon,  via  a 
carbanion mechanism.  The  enzyme  deprotonates  the  substrate, which  reacts with 
molecular  oxygen  via  a  single  electron  transfer.  The  formed  hydroperoxy‐  anion 
intermediate  is subsequently protonated, resulting  in nogalonic acid and water  [21]. 
The  structures of SnoaL and SnoaL2 are  similar and  superimpose with a  root mean 
square deviation  (rmsd) of 2.4 Å,  in  spite of only 20%  sequence  identity  and quite 
different  chemistry  catalysed.  The  overall  fold  of  the  two  proteins  resembles  a 
distorted α + β barrel (Fig. 1.3B&C). The novel cyclisation reaction of SnoaL does not 
proceed via a Schiff‐base, nor does it require any cofactors. Instead proton abstraction 
from  the  C10  carbon  atom  is  facilitated  by  acid‐base  chemistry  using  an  invariant 
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aspartic  acid  (Asp121).  The  resulting  enolate  intermediate  is  stabilised  by 
delocalisation over the π‐system of the neighbouring rings. The cyclisation reaction is 
completed by a nucleophilic attack of the enolate onto the C9 carbon, followed by a 
proton  transfer  yielding  nogalaviketone  [23].  The  mechanism  of  C1  carbon 
hydroxylation was recently proposed to proceed via a SnoaW catalysed reduction of 
the antraquinone ring  in an NADPH dependent manner. The formed dihydroquinone 












precursor  TDP‐glucose  into  the  neutral  deoxysugar  nogalose  and  the  dideoxy 
aminosugar  nogalamine  [22].  Both  carbohydrates  originate  from  the  common 
metabolite α‐D‐glucose‐1‐phosphate, which is transferred onto the nucleotide by the 





4´‐keto‐6´‐deoxy‐L‐ mannose. This  is  likely achieved by a similar mechanism as  in the 
well‐studied reaction of RmlC from Salmonella enterica, proceeding via deprotonation 
of C3 and C5 by the conserved His65, with the second member of the catalytic dyad 
Asp171  facilitating proton abstraction  [29],  [30]. The resulting enolate  intermediates 
are  stabilised  by  Lys74,  while  the  subsequent  protonation  that  completes  the 
epimerisation  step  is  mediated  by  Tyr140.  Methylation  of  C3´  is  predicted  to  be 
performed  by  SnogG2,  following  the  mechanism  of  the  homologous  C‐
methyltransferase  TylC3  from  the  biosynthesis  of  tylosin  in  Streptomyces  fradiae, 
proceeding via proton abstraction from C3. The resulting enolate intermediate reacts 
with the electrophilic methyl group of the co‐substrate S‐adenosylmethionine (SAM) 
[31].  Reduction  of  the  4´‐ketone  is  putatively  catalysed  by  SnogC.  The  subsequent 
reactions  which  produce  the  nogalalose  moiety  were  suggested  to  occur  after 
carbohydrate transfer onto the aglycone [22], [32], a prediction supported by recent 






Figure  1.4  –  Biosynthesis  of nogalamycin  carbohydrate moieties. A) Generation  of  TDP‐4´‐keto‐6´‐
deoxy‐α‐D‐glucose.  The  subsequent  steps  are  shown  for  the  nogalose  moiety  in  B)  and  the 
nogalamine  moiety  in  C),  resulting  in  the  activated  forms  of  the  carbohydrates  7  and  8,  likely 
transferred by the respective glycosyltransferases (B‐ SnogE, C‐SnogD [22], [32], [33]). 
 
Formation  of  TDP‐nogalamine  is  predicted  to  follow  the  typical  pathway  of 




deprotonation  or  to  stabilise  the  enolate  intermediate.  The  intermediate 
subsequently undergoes β‐elimination resulting in the ketone form of the C2´´‐oxygen, 
followed by stereo‐specific introduction of a solvent derived proton at C2´´ [34], [35]. 
The  resulting  bi‐ketide  form  of  the  carbohydrate  would  enable  the  subsequent 
transamination  at  C3´´.  This  reaction,  putatively  catalysed  by  SnogI,  is  thought  to 
follow  a  mechanism  that  is  homologous  to  the  pyridoxal  5´‐phosphate  (PLP)‐
dependent  transamination  reaction  catalysed  by  DesV  from  the  D‐desosamine 
biosynthesis of Streptomyces venezuelae, using glutamic acid as amine donor [36]. The 
subsequent 5´´‐epimerisation and 4´´‐ketoreduction steps are proposed to be carried 
out by SnogF and SnogG,  respectively  [22]. As  in  the case of nogalose biosynthesis, 







other  carbohydrates, organic and  inorganic  substances  is performed by a particular 
class  of  enzymes,  the  glycosyltransferases.  The  opposite  process  of  removing 
carbohydrates is catalysed by hydrolases such as glycosidases, performing in essence a 
transfer onto water. The biosynthesis  and hydrolysis of  carbohydrates  accounts  for 
the bulk of anabolic biotransformation reactions  in nature [37]. GT enzymes exist as 
globular  soluble  and membrane  associated  proteins.  There  are  considerably more 
biochemical and structural data accumulated from the globular soluble enzymes [32]. 
Intracellular GT enzymes are present in all kingdoms of life, with additional GTs in the 








The  reaction  catalysed  by  GT  enzymes  (EC.2.4.x.x)  is  the  transfer  of  an  activated 
carbohydrate moiety from a donor‐substrate onto an acceptor substrate, resulting in a 
glycosidic bond. The acceptor substrates are commonly other carbohydrates, but also 






predicted  to share  the same  fold  (Fig. 1.5)  [42],  [43]. The GT‐A  fold, which was  first 
observed in the structure of SpsA from Bacillus subtilis [44], consists of two dissimilar 
domains of different size, whereas the GT‐B fold  is characterised by two domains of 
similar size and  fold, and was  first observed  in  the T4 β‐glucosyltransferase  [45]. An 
open skewed β‐sheet constitutes the centre of the GT‐A fold, which is surrounded by 
α‐helices. The  fold bears  resemblance  to  the Rossmann‐like nucleotide binding  fold, 
with  the  two  β/α/β  domains  interacting  with  distinct  acceptor‐  and  nucleotide‐
substrate  binding  sites.  GT‐A  enzymes  frequently  contain  an  Asp‐X‐Asp  signature 
motif, which  coordinates a divalent  cation and/or  ribose by  the  side  chain  carboxyl 
groups  [46],  [47]. Amino acid variations are however not uncommon amongst these 
residues, arguing against an overall sequence conservation [48].  In the GT‐B fold the 
two β/α/β Rossmann‐fold  like domains are separated, and are  interacting to a  lesser 












GT  catalysed  transfer  typically  results  in  oxygen  linkage,  but  other  acceptor 
nucleophiles  such  as  sulphur  (thioglycosides  in  plants),  nitrogen  (N‐linkages  in 
glycoproteins)  and  carbon  (C‐linked  glycoside  antibiotics)  have  also  been  described 
[43], [50]. The GT catalysed reactions proceed through transition states similar to non‐
enzymatic  sugar  transfers, where a nucleophile and a  leaving group  interact weakly 
with a reaction centre that frequently carries a high degree of positive charge [51].  
 
The  GT  enzymes  are  additionally  classified  into  one  of  two  classes,  retaining  or 
inverting, based on  the  stereochemical outcome of  the catalysed  reaction  [52]. The 
carbohydrate transfer reaction results in either an inversion or retention of the donor 












Figure  1.6  –  The  two  stereochemical  outcomes  of  glycosyl  transfer  by  GT  enzymes.  A)  Retaining 




donor‐carbohydrate  from  its  activating  partner  as  a  consequence  of  a  nucleophilic 
attack performed by  the enzyme, a process aided by a divalent cation  (Mn2+, Mg2+) 
which is ubiquitously observed at the active site. The metal ion is coordinated by side 
chain  carboxyl  groups  of  acidic  residues  (Asp,  Glu).  Presence  of  a  divalent  cation 
stabilizes the developing negative charge of the donor substrate  leaving group, thus 
facilitating the reorganisation of the covalent bond. Analogous to glycosyl hydrolases a 






enzyme  nucleophile  for  a  subsequent  reaction.  The  low  degree  of  structural 
conservation  at  the  postulated  location  of  the  catalytic  nucleophile  does  however 
reduce  the  plausibility  of  this  reaction  chemistry  [43],  as  does  the  absence  of 
structures of GT enzymes with trapped covalent species [54].  
In  recent  years  there  is  increasing evidence  for  an  alternative  reaction mechanism, 
proceeding  via  an  “internal‐return”  type  mechanism,  also  referred  to  as  SNI 
(substitution nucleophilic internal). Here the nucleophile would attack from the same 
face  of  the  donor‐carbohydrate  as  the  leaving  group  with  the  glycosyl  transfer 
proceeding via a transition state oxocarbenium ion, which is stabilised by the enzyme 
[43],  [54]  (Fig.  1.7B).  The  GT  related  results  presented  in  this  thesis  concern  two 
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B 37.8 2.6 337  356  30  4g2t[A]
D‐olivosyltransferase UrdGT2  Streptomyces fradiae 
T#2717 





B 37.3 2.6 343  373  30  3uyk[A]







B 35.8 3.0 346 408 34  2yjn[A] 
Calicheamicin GT CalG2  Micromonospora 
echinospora 




B 33.2 2.7 338 392 25  2iya[A] 
Calicheamicin GT CalG4  Micromonospora 
echinospora 

















B 27.5 3.5 332 391 24  1pn3[A] 
UDP‐Glc : flavonoid β‐GT 
UGT71G1 
Medicago truncatula E 26.3 3.5 331 454 11  2acw[B] 
multifunctional UDP‐Glc : 
(iso)flavonoid β‐GT UGT85H2 
Medicago truncatula E 26.0 3.0 320 443 16  2pq6[A] 
UDP‐Glc: sinapoyl‐alcohol‐, 2,5‐
DHBA‐, 3,4‐DHBA‐GT UGT72B1 






B 25.8 4.1 326 382 20  1iir[A] 
UDP‐Glc : (iso)flavonoid β‐
glucosyltransferase UGT78G1 
Medicago truncatula E 25.6 3.1 320 443 12  3hbf[A] 
UDP‐Glc: anthocyanidin 3‐O‐
glucosyltransferase VvGT1 
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carbon  in  the biosphere  ‐ a  reservoir upheld by de novo biosynthesis  in plants and 
some  types  of  algae  and  degradation  by  certain  fungi  and  bacteria  [61].  LGC  is 
composed by cellulose and hemicellulose polymers tightly cross‐linked by lignin, and is 
present in the cell wall, for which the cross‐linked polysaccharides provide mechanical 




within  the  lignin  polymers  is  typically  extensive,  and  arises  from  radical‐radical 
coupling reactions initiated by oxidative enzymes, by formation of monoglino radicals 
[61].  The  complex  and  heterogeneous  cross‐linking  of  LGC  requires  a  specific 
degradation  machinery  [62][63].  Ligninases  performing  part  of  the  cleavage  are 
present  in  a  limited  number  of  organisms  belonging  to  the  kingdoms  of  fungi  and 
bacteria. Degradation  of  the  lignin  component  and  thereby mobilisation  carbon,  is 
performed  by  haem  containing  lignin  peroxidases  (LDP)  (E.C.1.11.1.14), manganese 
peroxidases (E.C.1.11.1.13), versatile peroxidase (E.C.1.11.1.16) and copper containing 




wood  material,  with  the  capacity  to  degrade  lignin,  cellulose  and  hemicellulose, 
commonly resulting  in the typical white  fibrous deposits, which are rich  in cellulose. 
The  brown  rot  fungi  are  less  numerous  (representing  only  7%  of  wood  rotting 
Basidomycota),  which  degrade  cellulose  following  oxidation  of  and  partial 
modification of lignin cellulose, and to a much lesser extent lignin [61]. Phanerochaete 
chrysosporium is the most extensively studied white rot fungus, and is regarded as an 
important  organism  for  industrial  pulp  and  biofuel  production.  It  generates  the 
required  hydrogen  peroxide  substrate  of  the  lignin  peroxidase,  using  the  flavine 
dependent enzyme pyranose‐2‐oxidase, which oxidizes pyranoses at  the C2 position 
to  the  corresponding  C2  ketoses  [65–67].  The  C2  ketose  produced  from  glucose, 
presumably  derived  from  cellulose,  glucosone  (D‐arabino‐hexosulose) may  re‐enter 
the  carbohydrate  metabolism  after  NADPH  dependent  reduction  by  pyranose‐2‐
reductase  into glucose. Alternatively  it may be  further enzymatically converted  into 
the  secondary  metabolite  cortalcerone  (2‐hydroxy‐6H‐3‐pyrone‐2‐carboxaldehyde 
hydrate)  [66],  [68],  [69]  (Fig.  1.8).  The  discovery  of  cortalcerone  from  Corticium 
coeruleum extracts was reported in 1976 [70], and the enzyme catalysing the reaction, 
aldos‐2‐ulose  dehydratase was  later  isolated  and  characterised  from  the  red  algae 








In  certain  fungi  and  red  marine  algae,  the  bifunctional  enzyme  aldos‐2‐ulose 
dehydratase (AUDH) can also catalyse the conversion of 1,5‐anhydro‐D‐fructose (AF), 
to  the  related  metabolite  microthecin  (Mic).  This  secondary  metabolite  exhibits 
antibacterial  activity  against  Gram‐positive  and  Gram‐negative  bacteria,  such  as 
Pseudomonas  aeruginosa,  and  cytotoxic  actitiy  against  certain malignant  blood  cell 
lines  [73].  In  other  fungi  such  as  Anthracobia  melaloma,  AF  is  converted  by  1,5‐
anhydro‐D‐fructose  dehydratase  (EC  4.2.1.111)  into  ascopyrone M  (APM), which  is 







The  AUDH  catalysed  production  of  microthecin  proceeds  in  two  steps,  an  initial 










maxima  of  the  reaction  intermediate  APM  and  product  Mic  (262  and  230  nm, 
respectively) without interference by the substrate AF [72].  
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The second  isomerisation reaction step catalysed by AUDH  is altogether  less straight 
forward than the dehydration reaction, with no examples of similar chemistry found 
by the author. Based on the structures of APM and Mic the isomerisation is easier to 
imagine proceeding via  ring opening by addition of water,  since extensive  chemical 
modifications  would  otherwise  be  required  to  form  Mic.  These  processes  appear 
unlikely  to  be  catalysed  by  a  single  enzyme.  The  dehydrated  ring  form  of  APM  is 
however  not  hydrolysed  spontaneously  in  aqueous  solution,  although  addition  of 





The  biosynthesis  of  medically  relevant  anthracyclines  by  Streptomyces  has  been 
studied since the emergence of doxorubicin/daunorubicin in the 1960’s. These studies 
have resulted in novel antibiotics, as well as improved methods for and understanding 
of combinatorial biosynthesis. The  role of  the carbohydrate moieties has  to a great 
extent  been  elucidated,  however  the  carbohydrate  biosynthesis  and  conjugation  is 
less understood from a structure/function perspective. This is particularly the case for 
modified  carbohydrates  and  unusual  carbohydrate  moieties,  which  likely  require 
unidentified  chemistry  and where  the  overall  carbohydrate biosynthesis  can  at  the 
best predicted based on gene  cluster analysis. Knowledge of  these  steps  can prove 
valuable for combinatorial biosynthesis, with detailed information about catalysis and 
substrate  specificity,  thus  greatly  facilitating  development  of  new  antibiotics, 
potentially exhibiting  improved  toxicity profiles.  Therefore we  aimed  to  structurally 
characterise  the  three  putative  glycosyltransferases  involved  in  nogalamycin 




Structural  elucidation  of  the  bifunctional  AUDH  was  motivated  by  the  enigmatic 
catalysis  performed  by  this  large  protein,  which  has  no  full  length  sequence 
homologues and shows only partial homology to non‐characterised putative proteins. 
The intermediate and the final product, which both have anti‐microbial activity, could 
be  starting  points  for  drug  design.  In  addition  the  isomerisation  step  could  be 
exploited  for  generation  of  new  compounds  of  similar  structure,  with  potentially 
enhanced biological activity.  
 







nogalose moiety attached at C7  is  similar  to  the  ʟ‐rhamnose moieties  incorporated 
into  the macrolide  spinosyn  [80],  the  aromatic polyketide elloramycin  [81]  and  the 




the  nogalamine.  The  atoms  forming  the  bonds  between  the  deoxysugar  and  the 







expected  to provide  insights  into  the mechanisms of  carbohydrate  transfer,  and  in 
particular potentially into the formation of the unusual C‐C bond linkage.  
 
Until  this  study  the  late  stage  glycosylations  and  modifications  of  nogalamycin 
biosynthesis were  not  proven  experimentally,  but  proposed  based  on  gene  cluster 







The  establishment  of  the  pSnogaori/pIJTZOMLT  complementation  system  provided 
the  possibility  to  study  the  late  stage  glycosylation  and  modification  steps  of 
nogalamycin  biosynthesis  in  vivo,  since  all  genes  annotated  as  required  for 
biosynthesis of aglycone and deoxysugar were  included. This was  indeed the case as 
the production of nogalamycin  (1)  in  the heterologous host Streptomyces albus was 
observed  (compounds  presented  in  Fig.  3.1).  The  pSnogaori  alone  gave  rise  to  the 
novel  compounds  3´,4´‐demethoxynogalose‐1‐hydroxynogalamycinone  (3),  Nogala‐
mycin F  (4) and Nogalamycin R  (5), with SnogD  responsible  for  rhodosamine and 2‐
deoxyfucose transfer (Fig. 3.1). The  individual knock‐outs of the GT genes snogE and 
snogD  from  the  pSnogaori/pIJTZOMLT  system  produced  the  compounds  2  and  3 
respectively. Hence SnogD  is  responsible  for  transfer of  the nogalamine moiety and 
SnogE for the nogalose moiety (most likely in the forms of TDP‐ ʟ ‐acosamine (8) and 
















nogalamycinone;  3,  3´,4´‐demethoxynogalose‐1‐hydroxynogalamycinone;  4,  nogalamycin  F;  5, 









Therefore a multi‐construct approach was established,  similar  to  that developed by 









































The  SGC  pipeline,  optimised  for  cloning  of  human  genes,  had  to  be  adapted  to 
facilitate cloning of the high GC‐content DNA of Streptomyces (the GC content of the 
genes investigated here is 73/73/75 % for the genes snogD/snogE/snogZ respectively). 
This  was  achieved  by  extended  denaturation  of  template  at  high  temperature 
(typically 5 minutes  at 371 K)  and extensive use of dimethyl  sulfoxide  (DMSO)  and 
glycerol  (concentrations  up  to  14%  and  10%  respectively)  during  polymerase  chain 
reaction  (PCR),  to decrease  the  strand and primer  separation  temperatures. Of  the 
DNA  polymerases  tested  only  a  subset  (Phusion,  Finnzymes  and  pfu  polymerase, 
Stratagene)  successfully  amplify  the  genes  when  combined  with  DMSO.  At  the 
recombination step during LIC, the insert to vector ratio was typically increased to 6:1 
to produce transformants.  
Two  of  the  cloned  constructs  resulted  in  microgram  amounts  of  soluble  protein 
detected by dot‐blot  [89]  (Fig. 3.2B). Screening  for an optimal expression  condition 








using  the multi‐construct  approach,  however  long  term  protein  stability was  still  a 








































yields  (<0.1  mg/l  culture),  also  suffering  from  precipitation.  The  multi‐construct 
approach  was  applied  to  snogE/snogZ  and  their  homologs  aknS/aclK  from  the 






increase  the  soluble  yield  of  the  SnogD  constructs A  and G, with  no  improvement 
observed even at 293 K. The high GC‐contents of these genes and poor recombinant 
protein  solubility/stability  limited  studies of  the GT enzymes  from  the nogalamycin 








the  activity  of  SnogD  could  be  studied  in  the  “reverse”  direction  of  natural 
biosynthesis,  i.e.  transfer of  the  carbohydrate  from  the  aglycone  to  a dinucleotide, 
thus providing an alternative path for activity studies. This was particularly appealing 
at a  time when  the predicted donor‐substrate TDP‐  ʟ  ‐acosamine was not available, 
and the proteins predicted to convert TDP‐5´‐glucose into the required carbohydrate 
(SnogK/ SnogH/ SnogI/ SnogF/ SnogG, Fig. 1.4A&C) were not characterised  [22]. The 
described  two‐step GT  catalysed  transfer  of  a  carbohydrate  from  one  aglycone  to 
another,  via  a  nucleotide‐5´‐diphosphate  (NDP),  exploits  the  relaxed  substrate 



















Figure 3.5 A) HPLC  chromatograms of SnogD  reactions with  the extract  (E) and UDP or UDP‐glucose 
(UDPG), the molar ratios of extract to UDP/G are presented in parenthesis by each trace. The peaks with 
clearly altered  intensity for the “SnogD+E+UDP (1:40)” reaction are  indicated by asterisks (reduced at; 
14.1, 20.7  and  increased  at 26.4 min  respectively). B)  TCL of partially purified  compound 3  and  the 
extract. 
 
The  discovery  of  the  compounds  2,  3,  4  and  5  enabled more  detailed  enzymatic 
activity  studies  of  SnogD.  The O‐glycosyl  transfer  activity  at  the C1‐hydroxyl  of  the 
aglycone,  observed  in  vivo,  was  verified  using  recombinant  SnogD  by  the 
deglycosylation of 4 resulting in 3 (Fig. 3.6). The reaction is dependent on a pyrimidine 
type dinucotide but not  selective  for TDP,  the nucleotide used during biosynthesis, 
since  presence  of  UDP  also  resulted  in  deglycosylation  to  a  comparable  extent. 
Glycosyl  transfer  from  TDP‐5´‐glucose  by  SnogD  onto  3  did  not  occur  in  vitro, 
suggesting  limitations  to  2‐deoxy  carbohydrates  such  as  rhodosamine  and  2‐
deoxyfucose. The in vivo production of both 4 and 5 would imply a specificity for 2,6‐
dideoxy forms of NDP‐activated carbohydrates (rhodosamine and 2‐deoxyfucose), but 








Incubation of  SnogD with  the C7‐glycosylated  compound 3 did not  result  in  SnogD 
catalysed  deglycosylation  in  the  presence  of  TDP/UDP,  indicating  that  the  C7‐
carbohydrate  is required for acceptor‐substrate recognition and binding. Nor did the 
incubation  of  SnogD  with  the  daunosamine  containing  13‐deoxydaunorubicin  (9) 
result  in glycosyl  transfer onto TDP/UDP. Carbohydrate  transfer  from 9  to TDP/UDP 
would have generated the nucleotide activated TDP‐L‐daunosamine (10), which only 
differs from the postulated donor substrate of SnogD (8) at the stereochemistry of the 
C4´  hydroxyl  group,  thus  could  have  provided  a  potential  donor‐substrate  (Fig. 
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1.4&3.4).  SnogD  could  not  remove  the  carbohydrate  of  5,  suggesting  that  these 
reactions either require an additional partner/activation, or perhaps that only the O‐
glycosidic  bond  was  cleaved.  Taking  these  results  together,  the  relaxed  substrate 
specificity  of  SnogD  would  enable  generation  of  new  anthracycline  compounds, 
limited  to  2‐deoxy  carbohydrates  with  a  requirement  for  an  attached  C7‐
carbohydrate.  
Inhibition experiments with  topoisomerase  I and  II and  the novel nogalamycin‐type 
compounds 3, 4 and 5 visualised the respective roles of the attached carbohydrates in 
comparison to 1 and 6. The compounds 3, 4, and 5 did inhibit human topoisomerase I 

































of  methylated  proteins  have  in  several  cases  been  reported  as  unchanged  post 
methylation when compared with wild type enzyme, with small or no changes in three 
dimensional structure [100]. Methylation increases the lysine interaction radius by 1‐









the  formaldehyde  solution  prepared  by  depolymerisation  of  inexpensive  solid 
paraformaldehyde immediately prior to use. RM of SnogD resulted in a mass increase 
corresponding to complete di‐methylation of the N‐terminal nitrogen and all but one 
of  the  four  lysine  residues.  A  substantial  loss  of  material  was  observed  during 
methylation  of  SnogD  (typically  exceeding  50%),  however  the  propensity  of  the 
protein  to  aggregate  appeared  reduced  (Fig.  4.8).  The  reason behind  the observed 
reduced aggregation  is not clear, but  is possibly a result of precipitation of unstable 
protein during the harsh chemical treatment.  
Precipitating  with  SnogD  was  a  commonly  co‐purifying  contaminant  from  the 
expression host, DnaK, which could be removed with a fraction of recombinant SnogD 






Figure  3.8  –  Size  exclusion  chromatograms  of  purified  recombinant  SnogD  compared  with  the 
methylated protein displaying the reduction in aggregation post methylation. A280 traces of A) Native 
SnogD (dotted line), sample after 48 h (full line). B) Methylated SnogD (dotted line), sample after 48 h 
(full  line). The  slight deviations  in peak elution volume and peak width are associated with different 
sample volumes. 
 
Methylated  SnogD was  crystallised  reproducibly  by  streak‐seeding  from  second  or 
later generations of SnogDm microcrystals,  in  the  space groups P21212 and P2. The 




packing,  using  commercially  available  screens,  did  not  improve  crystal  growth.  The 
additive  screening  did  not  provide  crystallisation  “poison”,  able  to  reduce  the 
nucleation rate [101], nor did addition of detergents such as BOG or organic solvents. 
Even  pre‐mixing  SnogD with  precipitant  and  filtration,  to  remove  initial  nucleation 
sources,  did  not  reduce  the  nucleation. Hence  streak  seeding  at  drop  setup,  using 
methylated SnogD, was the only way well diffracting crystals could be reproduced.  
 
Co‐crystallisation  experiments  with  SnogD  were  performed  to  obtain  a  ternary 
complex. Dinucleotides  (TDP,  TDPG, UDP, CDP  and GDP)  alone  and  in  combination 
with polyketides  (1, 3, 4, nogalonic acid methyl ester, 1,5 and 1,8‐dihydroxyanthra‐
quinone) were screened using both wild type and methylated SnogD. The polyketides 
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until  signs  of  precipitation  were  observed,  by  native  gel  and  under  microscope. 
Stepping back from the critical solvent concentration, and optimizing the mixing order 
of the solutions, enabled co‐crystallisation experiments  to be performed with  ligand 
concentrations  in molar excess  and without detectable  aggregation of  the enzyme. 
Reduction  in protein concentration and addition of  ligand close to the solubility  limit 
with  subsequent  co‐concentration  was  also  utilised.  The  optimal mixing  order  for 
SnogD was determined  to be  addition of  ligand  to buffer  and  solvent,  followed by 
protein  and  rapid mixing,  typically  resulting  in  a  solution  suitable  for  use, with  no 
precipitation  or  minor  amounts  of  brightly  coloured  polyketide  ligand  present  as 
micro‐crystals.  
Protein  crystals  were  obtained  following  co‐crystallisation  of  SnogDm  with  1,  3, 
nogalonic  acid methyl  ester  and  1,5‐dihydroxyanthraquinone,  in  combination with 
UDP.  In  the  presence  of  1  and  3  these  crystals  accumulated  a  purple/red  colour, 
indicating an accumulation of  the  respective polyketide within  the  crystal, however 
the X‐ray diffraction of  these  crystals did not extend  further  than 4 Å with  smeary 
spots and signs of anisotropy. Soaking experiments with ligands were performed and 




The  structure  of  wild  type  SnogD  (PDB  ID:  4amb)  was  determined  by  molecular 
replacement and refined to a resolution of 2.6 Å with 2‐deoxyuridine‐5´‐diphosphate 
(dUDP)  bound  (data  collection  and  refinement  statistics  in  paper  III).  Structures  of 














β‐strand  formed  by  residues  (215‐217)  from  the  interdomain  linker  (residues  210‐
227). The two domains are connected by a 17 residue well defined interdomain linker, 
contributing  to  the 1400 Å2  large dimer  interface. The C‐terminal domain  (residues 
228–390)  is of similar topology, with a six‐stranded parallel β‐sheet flanked by six α‐
helices and four 310‐helices. The last C‐terminal helix crosses over to complete the N‐











The  donor  substrate  mimic  dUDP  co‐purified  from  the  expression  host,  and  was 
present  in  one  chain  per  dimer  (Fig.  3.9).  Nucleotide  binding  is  associated  with 
rearrangement of two loops; n1 comprising part of the α‐phosphate binding site and 
n2 which is shifted out to accommodate the pyrimidine ring of the bound nucleotide 
(Fig.  5  paper  III).  The  more  outward  conformation  of  n1  and  the  condensed 
conformation  of  n2  enabled  optimal  crystal  packing  interactions with  a  symmetry 
related molecule  in  the absence of nucleotide. The nucleotide containing  subunit  is 
not part of such crystal packing  interaction, and the additional packing  interaction  in 
the  absence  of  nucleotide  could  explain  the  selection  for  and  incorporation  of 









residue  of  the  interdomain  linker.  The  conserved  PPi‐binding  motif  is  in  SnogD 
represented  by  GGSG  (Fig.  S1  paper  III),  and  forms  hydrogen  bonds  to  the  α‐
phosphate  of  dUDP.  The  highly  conserved  His301  is  suitably  located  to  provide 
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hydrogen bonds  to  the O1 oxygens of  the  α‐ and  β‐phosphates. The presence of a 
positive  charge  close  to  the  leaving  group  would  help  stabilising  the  developing 
negative  charge  of  the  di‐phosphate  during  glycosyl  transfer,  a  function  commonly 
fulfilled by a helix dipole or imidazole group [43].  
Leu288  is  located  in  the vicinity of  the expected position of  the donor substrate 2´‐
hydroxyl  group  (Fig  3.10),  but  is  unlikely  to  enforce  3´deoxy‐ribose  dinucleotide 
preference as was suggested for the glycosyltransferase GtfA [55], correlating with the 
observations  from  the  in  vitro  activity  experiments.  This,  combined  with  an 






glutamic acid  residue  following  the PPi‐motif as seen  in UDP discriminating GT  [55], 
[103],  [104].  In SnogD  the corresponding  residue  is Thr309, which  is not  interacting 





Figure  3.11–  Interdomain  linker  organization  upon  hydrogen  bonding  of  Asn212  to  the  C3´  of  the 
deoxyribose hydroxyl of dUDP, SnogD  (black, PDB  ID: 4AMB), SpnG  (dark grey, PDB  ID: 3UYL  [105]), 





domain‐interface,  could  not  be  completely  built  in  all  structures  due  to  weak  or 
missing electron density. Binding of substrates would  likely  involve both  loops, with 
FL1  folding  over  the  acceptor  substrate  and  FL2  interacting with  the  carbohydrate 
moiety of the donor‐substrate similar to the previous observation in homologous GTs 




The  residues  flanking FL1  contribute hydrophobic  residues  to a  shared dimer‐dimer 
hydrophobic  interaction,  formed  with  residues  of  the  crystallographically  related 
molecule  (Fig.  3.12).  The  resulting  hydrophobic  cluster  forces  the  FL1  loop  into  an 
adjacent solvent pocket. Ligand binding by SnogD would fold FL1 over the substrate, 







Figure  3.12  –  The  hydrophobic  cluster  formed  at  the  dimer‐dimer  interface.  A)  SnogDwt.  B) 





The  formation of a shared  intra‐molecular 4‐stranded β‐sheet  in the P2 crystal  form 
resulted  in  an  alternative  orientation  of  the  crystal  contact  present  in  P21212.  The 
residues  forming  the  contact  are  present  as  either  α‐helical/loop  or  antiparallel  β‐
sheet, giving rise to two distinct modes of dimer‐dimer interactions related by a 180° 
rotation  along  the a‐axis. Reductive methylation of  SnogD  resulted  in  an additional 











overlapping  by  three  base  pairs.  The  dsDNA  sequence  of  SnogD was  subsequently 
produced  from  the  fragments  and  cloned  into  the  pET28‐pNIC‐BsaI  vector  using 
restriction  enzyme  digestion  and  ligation.  The  mutants  His25Ala,  His25Asn  and 
His301Ala were successfully cloned, and purified  following the procedure developed 
























and  the  acceptor  kaempferol  [59]  (Fig.  3.13).  The  location  of  the  donor‐substrate 















Hence  the C7‐carbohydrate of 3 was modelled  towards  solvent, without  clashes.  In 








abstracting  the  proton  of  the  C1‐hydroxyl  group, which  subsequently  performs  an 
attack on the anomeric C1 of the carbohydrate. During formation of the carbohydrate‐
aglycone bond, His301  supplies a positive charge  to compensate  for  the developing 





that  suggested  similar  functions  of  the  corresponding  residues  in  the  catalytic 
mechanism of other inverting GT enzymes [55], [59], [103], [104], [108], [109]. In the 









of dinucleotide, where both  TDP  and UDP  could be utilized  for  the deglycosylation 
reaction. This  is  in agreement with the structure of SnogD  in complex with dUDP,  in 
which either of  the diphospho‐nucleotides could be accommodated. Selection  for a 
TDP‐activated carbohydrate  in SnogD cannot occur since only one hydrogen bond  is 
provided  to  the  ribose  of  the  nucleotide,  instead  of  the  canonical  two  hydrogen 
bonds, typically from a glutamic acid following the PPi motif to the C2 and C3 hydroxyl 
groups of the ribose.  In  fact, the only observed hydrogen bond to the  free hydroxyl 
groups  of  the  ribose  is  provided  from  the  interdomain  linker  in  SnogD,  a  feature 
shared with  SpnG  [105]  and  SsfS6  [106]  (Fig.  3.11).  This  hydrogen  bond  shifts  the 








Aryl‐C‐glycosidic  bonds  are  found  in  bacteria  and  plants.  Two  mechanisms  for 
carbohydrate transfer have been postulated (Fig. 3.15A) [110] proceeding  i) similarly 
to  a  Friedel‐Crafts  aromatic  substitution  where  appropriate  positioning  of  the 
substrates affords a direct attack by the aglycone, or ii) O‐glycosylation of the phenolic 
hydroxyl  group  analogous  with  O‐glycosyltransferases  followed  by  an  O‐C‐bond 
rearrangement suggested for ortho ‐C‐glycosidic attachments.  
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During the biosynthesis of the angucycline urdamycin the GT UrdGT2 transfers TDP‐
activated D‐olivose onto the aglycone resulting in a C‐C bond between the C1 carbon 







The  rational  design  of  the  O‐glycosyltransferase  LanGT2  into  an  aryl‐C‐glycosyl‐
transferase was  recently  performed  based  on  the  structure  of  UrdGT2  [111].  The 
mutagenesis work proved the  importance of the Asp137 residue for catalysis, as the 
D137A mutant was inactive, but suggest a direct interaction of Asp137 with the donor 
substrate and  the  involvement of a  serine  residue  side  chain  (Ser16 of  LanGT2)  for 
stabilisation of the increasing electron density by the C8 and C9 carbons.  
The  granaticin  type  of  polyketides  contain  a  unique  bicyclic  carbohydrate  moiety 
attached  by  two  C‐C  bonds  [86],  [112].  Carbohydrate  transfer  of  the  4‐keto‐2,6‐
dideoxyhexose  is assigned  to  the only annotated GT gene within  this cluster gra14. 
Two routes of C‐glycosylation have been proposed for granaticin  i) C‐glycosylation of 
the  8‐hydroxylated  benzoisochromanequinone  aglycone  followed  by  an 









remains,  hence  the  C‐C  bond  formation  in  nogalamycin  would  formally  require  a 
hydride removal  from either  i) the C5´´ carbon of the nogalamine moiety or  ii)  from 
the C2 carbon of the aglycone (Fig. 3.15D). Alternatively a radical mechanism could be 
proposed. In either case one would expect participation of cofactors such as NAD(P)H, 
flavine  or  an  iron‐sulphur  cluster  within  the  C‐C  bond  forming  enzyme  of  the 
nogalamycin biosynthesis to support such chemistry.  
The structure of SnogD and the modelled Michaelis complex do not provide structural 




assist or  indeed  catalyse  the C‐C bond  formation.  Involvement of proteins encoded 






Figure  3.15  –  Aryl‐C‐glycosyl  and  C‐C  bond  formation.  A)  The  two  proposed mechanisms  of  aryl‐C‐
glycosylation;  i) direct addition  resembling Friedel‐Crafts aromatic  substitution and  ii) O‐glycosylation 
and O‐C rearrangement. B) The proposed aryl‐C‐glycosyl bond formation catalysed by UrdGT2. C) The 
two  suggested  routes  for  formation  of  the  two  C‐C  bonds  present  in  granaticin,  including  an 
intermolecular  (i) or  intramolecular  (ii) adol condensation. D)  Initial O‐glycosyl  transfer by SnogD and 
illustration of the need for a hydride transfer during the C‐C bond formation of nogalamycin. Enzyme 
supplied  base  is  indicated  by  B:.  Alternatively  the  enzyme mechanism  could  proceed  via  a  radical 
mechanism. 
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For  certain  GT  enzymes  the  catalytic  rate  is  enhanced  by  helper  proteins,  with 
sequence homology to cytochrome p450 enzymes, but  lacking signature motifs such 
as the invariant cysteine residue coordinating the heme iron center [32]. The activity 
increase was  first observed during coexpression of  the DesVII/DesVIII pair  in E. coli, 
and resulted in an enhancement of DesVII catalysed glycosyl transfer by a factor of 103 
[113],  [114].  Similarly  the  glycosyl  transfer  of  TDP‐D‐deosamine  onto  3‐α‐
mycarosylerythronolide  B  by  EryCIII  was  enhanced  in  the  presence  of  the  helper 
protein EryCII. The structural basis of rate enhancement excerpted by EryCII has not 
been  unambiguously  deduced  even  in  light  recent  of  structural  data  of  the 
EryCIII/EryCII  complex,  but  was  suggested  to  arise  from  a  change  of  protein 




protein SnogN encoded by  the sno gene cluster.  In addition  to  the AknT homology, 
SnogN  has  a  sequence  identity  above  35%  to  several  cytochrome  p450  enzymes, 
particularly from Actinobaceria. It is at this stage tempting to suggest the involvement 













AUDH  from Phanerochaete chrysosporium  (UNIPROT  ID: P84193) was cloned by our 
collaborators at Danisco, Denmark, based on genome sequence information [118] and 
the partially sequenced protein [72]. The protein was produced in the methanotropic 





Initial database searches  for sequence homologues provided  little or no  information 
with  regards  to putative domain architecture, 3D  folds,  structural or  ligand binding 
motifs. Partial  sequence homologs of moderate homology were  found, but none of 






received  the  highest  scores  by  pBLAST  (NCBI)  (all  with  E‐values  below  7e‐63)  are  presented  with 
homologous regions represented by the boxes. The respective sequence  identities to AUDH are  listed 





(Fig. 3.17). The  structure of AUDH was  solved by  the  single wavelength anomalous 
diffraction  method,  using  a  mercury  derivative,  at  2.1  Å  resolution.  The  three 
deposited structures of AUDH were refined to: 2.0 Å  for the native protein  (PDB  ID: 
4a7k), 2.6 Å  in complex with APM (PDB  ID: 4a7z) and 2.8 Å for the zinc depleted AF 
complex  (PDB  ID:  4a7y)  (data  collection  and  refinement  statistics  in  paper  II).  The 











propeller,  a  central  domain  consisting  of  two  cupin  folds  and  a C‐terminal  domain 
showing structural homology to the ricin type lectins (Fig. 3.18) [120]. In spite of a lack 
of  significant  overall  sequence  identity  to  other  proteins,  the  three  domains  have 
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The central domain consists of two cupin folds, which are oriented similarly to bi‐cupin 









Figure  3.21  –  The  central  bicupin  domain  of  AUDH.  The  two  cupin  folds  are  represented  as  semi‐
transparent  surface and  cartoon, with  the  first  cupin  fold  coloured black and  the  second  site_3  fold 
coloured pale grey. The site_3 zinc ion is shown as a black sphere.   
 
The  C‐terminal  domain  displays  a  β‐trefoil,  first  reported  for  ricin  [120]  and 
subsequently  in hydrolases, cytokines,  toxins and  lectins  (Fig 3.22). The  trefoil gives 
rise to an  internal pseudo‐three fold symmetry, with each motif consisting of four β‐
strands. Of the three motifs one is involved in the dimer interface, the second is facing 











The  role  of  this  domain  is  unclear,  but  the  presence  of  this  fold  in  many  poly‐
saccharide  binding  proteins  could  indicate  a  similar  carbohydrate  binding  role, 
perhaps enabling enrichment of AUDH at a location of carbohydrate degradation and 
substrate generation. The presence of  residues corresponding  to  this domain  is not 





binding  motifs  in  AUDH,  however  a  reduction  in  activity  in  the  presence  of  the 
chelator  ethylenediaminetetraacetic  acid  (EDTA) was previously  reported  for AUDH 
from P. chrysosporium  [69]. Such  reduction  in activity could by us only be achieved 
using the chelator 1,10‐phenanthroline. Presence of micromolar concentrations of the 














Extensive  screening  for  a  ligand  complex with  AUDH was  performed  in  pursuit  of 
structural  data  providing  information  of  ligand  binding  and  enzyme  catalysis.  Co‐
crystallisation and soaking of AUDH crystals was performed in a rather wide pH range 
(4.5‐9.0)  in  presence  and  absence  of  ligands  (AF,  AF/Mic,  Mic,  2‐keto‐D‐glucose, 
various alcohol sugars and hexoses such as sorbitol and glucose) in concentrations up 
to  0.5  M.  Optimisation  of  the  conditions  resulted  in  crystals  that  diffracted  well 
enough for data collection and more than 30 data sets with a resolution higher than 3 
Å were  collected.  However,  none  of  them  revealed  additional  electron  density  of 
sufficient size or shape to accommodate the respective ligands.  
Eventually, a complex with APM was obtained by co‐crystallisation of a modified form 
of  1,5‐anhydro‐D‐fructose,  the  1,5‐anhydro‐fructose‐oxime  (AFOX)  [124].  After 
structure  determination,  positive  difference  electron  densities  of  a  mainly  planar 
shape were found at both site 1 and 2, of a size and shape that best fitted APM (Fig. 5 
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observed  that  could  be  attributed  to  potential  hydroxylamine‐protein  adducts  or 
peptide bond cleavage events, indicating that the reduced catalytic activity could not 
be  due  to  amination  or  peptide‐bond  cleavage  effects,  or  interference with  ligand 
binding.  
After discovery of the zinc dependency of AUDH catalysis, the enzyme was crystallised 
in  presence  of  the  metal  chelator  1,10‐phenathroline  and  soaked  with  AF.  The 
calculated electron density maps showed the specific removal of the catalytic zinc ions 







The  two  step  reaction  catalysed by AUDH  is  likely  to occur  in  two distinct  catalytic 
centres, that are  located  in the β‐propeller and bicupin domain. This  is supported by 
the observation of APM and AF binding to these sites, presence of the zinc ions at the 












The  AUDH  homodimer  is  formed  through  tight  subunit  interactions  between  the 
bicupin and  lectin domains over a 2800 Å2  large surface. The subunit  interface  is not 
continuous,  but  contains  two  channels  formed  between  the  subunits  (Fig.  3.25), 





Carbohydrate  accumulation  at  this  location  close  to  the  centre  of  the  dimer  could 
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Due to the  lack of suitable acid‐base catalysts at site_3, and the presence of such at 
site_1 we hypothesised  that  site_1 would perform  the  initial dehydration  reaction. 







with  His155  abstracting  the  hydrogen  from  the  C3  carbon  (Fig.  3.26).  Proton 
abstraction would  be  facilitated  by  the  zinc  ion  acting  as  a  Lewis  acid  on  the  C2 
carbonyl  group,  thereby  reducing  the pKa of  the C3 hydrogen.  The  formed enolate 
may  be  stabilised  by  the  zinc  ion.  Proton  transfer  from His155  to  the  C4‐hydroxyl 
group would result in a better leaving group, the departure of which would complete 








Two  of  the  four  residues  located within  hydrogen  bonding  distance  of  AF/APM  at 
site_3  are  the  zinc‐liganding  residues Glu639  and His641.  The  other  two  hydrogen 
bonding partners are  the carbonyl group of Ala627 and  the side chain of Trp726.  In 
the  structure  of  the  zinc  depleted  AUDH  an  additional  hydrogen  bond  is  formed 
between His630 and the C2 hydroxyl group of AF, consequently pulling the hydroxyl 
group close to the position of the zinc  ion observed  in the native and APM‐complex 















features.  Both  are  involved  in  natural  product  biosynthesis  during  secondary 
metabolism,  and  both  participate  in  complex  chemical  reactions  that  are  likely  to 
require  novel  reaction mechanisms.  For  both  of  these  enzymes  a  combination  of 
structural  and  biochemical  studies  have  provided  new  insights  into  their  catalytic 
activities and the mechanism by which these are performed.  
 








moiety.  Furthermore  the  SnogD  catalysed O‐glycosyl  linkage precedes  formation of 
the C‐glycosyl bond.  




recruited  by  SnogD  or  the  action  of  a  different  enzyme.  However  the  number  of 
suitable gene  candidates  for  this  is very  short within  the nogalamycin gene  cluster. 
Studies  to  identify  this  protein  and  characterise  the mechanisms  involved  promise 





interface, which could enable substrate  transport between  the  two active sites. The 
discovery  of  the  metal  binding  sites  was,  based  on  protein  sequence  homology, 
unexpected. The binding position and coordination geometry of the site_1 and site_3 
zinc  ions  suggested  their  involvement  in catalysis, which was verified by  the  loss of 
activity upon specific removal using a chelator. The structure of the zinc depleted form 
of  AUDH  was  very  similar  structurally,  ruling  out  loss  of  activity  from  structural 
disturbances due to metal removal. The ligand complexes with APM and AF provided 
insights  into  how  the  respective  substrate  and  intermediate  bind  at  the  respective 
sites, as well as  identifing potential active  site  residues. This  information enabled a 
reaction mechanism  for  the dehydration  step  to be postulated, based on acid/base 
catalysis.  
Further  biochemical  studies  are  required  to  dissect  the  reaction  chemistry  of  the 
respective  active  sites.  In  particular  the  reaction  chemistry  of  the  final  complex 
isomerisation  reaction  poses  an  interesting  biochemical  challenge,  potentially 
revealing an alternate mode of carbohydrate isomerisation.  
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These  studies  have  themselves  provided  new  insights  into  both  enzymes  and  now 
provide the foundation for future studies to fully elucidate the unusual mechanisms of 
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